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introducing dummies of a blood‐flow biotelemetry  system  into  the abdominal cavity of Atlantic 
cod  Gadus  morhua.  Gastric  evacuation  experiments  were  performed  two  and  ten  days  post 
surgery on  surgically  implanted  and  control G. morhua  force‐fed  sandeel Ammodytes  tobianus. 
The  results  were  compared  with  previously  obtained  estimates  from  unstressed  conspecifics 
voluntarily  feeding on a similar diet. After two days, GER was significantly  lower  in the group of 
fish with the dummy implants compared to the control group, but following ten days of recovery 






on  similar  prey  items.1  The  lower  GER  and  higher  inter‐individual  variation  for  force‐fed  fish 










Invasive  procedures  are  often  necessary  for  the  physiologist  to  understand  the  mechanisms 
behind various physiological parameters. In fish, measurements of cardiovascular parameters such 
as  blood  flow  and  blood  pressure  involve  handling,  anaesthesia  and  surgical  implantation  of 
catheters and flow probes  in and around vessels and sutures to close the  incisions.  In traditional 
laboratory experiments, standard bench  top blood pressure and blood  flow measuring units are 
used, which means  that  the animals are  ‘hardwired’  to  the equipment during  the experiments. 










where  after  their basal heart  rates were much  lower  than  those presented  in previous  studies 
using traditional methods involving surgical procedures.3 A lower heart rate usually is indicative of 
lower stress levels pointing to that these animals were not as stressed due to confinement and the 
use  of  ‘hardwired’  techniques.  Obviously,  any  misinterpretation  of  data  may  have  important 
consequences  for  our  understanding  of  the  physiology  of  fishes  and  researchers  should  be 



























The  rapid  development  of  telemetric  devices  opens  new  research  areas  that  have  not  been 
possible  with  hardwired  animals  and  during  the  last  few  decades  there  have  been  great 
advancements made  in applications of biotelemetry  in fish physiology.   Biotelemetry allows data 
collection from specimens that move around freely and can behave in a more natural way. In the 
telemetrically  instrumented  animal  the  risk  of  infections  is  lower  since  there  are  no  skin‐
penetrating wires. Furthermore  long term recovery‐ and recording periods are possible reducing 
stress from handling, making this an attractive alternative. Altogether, this provides a number of 




The downside  is  that  the animals are carrying    the entire recording/transmitting unit,  increasing 
their body mass and possibly  impairing  the capacity  to generate  thrust by altering  the ability  to 
bend the body. It may furthermore interfere with the internal organs if placed in the body cavity. 





























employment  of  such  a  system  it  is,  however,  imperative  to  evaluate  appropriate  post‐surgery 
recovery time and possible adverse effect of the telemetric implant. Using a dummy version of the 
dual blood  flow biotelemetric system used by Gräns and co‐workers,5,  10  the aim of  the present 
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study was  to examine  the effects on  the gastric evacuation  rate  (GER) of handling,  surgery and 
instrumentation of G. morhua with a dual channel blood  flow  telemetric system  following short 
term  (two  days  post  surgery)  as well  as  prolonged  (ten  days  post  surgery)  recovery.  Both  the 





























fish were  transferred  to  the  laboratory where  they were  kept  in 9‐10  °C  re‐circulated,  aerated 
seawater.  The  tank  was  covered  by  tarpaulin  to  avoid  unnecessary  disturbance  of  the  fish. 
Light/dark  conditions  were  16h:  8h.  All  fish  were  acclimated  to  laboratory  conditions  for  a 





Individual G. morhua was anaesthetized  in 15  l of water containing 0.15 g  l‐1 3‐aminobenzoicacid 
ethyl  ester  (MS‐222)  until  gill  ventilation  ceased.  Each  fish was weighed  and  length measured 
before  it was positioned with the ventral side  facing up on an operating table covered with wet 
sponges.  Anaesthesia  was  maintained  during  the  surgery  by  pumping  oxygenated  sea  water 
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Our  long‐term goal  is  to  implement  the  fully  implantable biotelemetry system used by Gräns et 












proximal  intestine  and  parts  of  the  distal  intestine,  while  the  mesenteric  artery  supplies  the 
remainder  of  the  gastrointestinal  system,  the  gallbladder  and  the  spleen.11  The  surgical 
procedures were performed on 10 fish [body mass 550 (144) g and length 38.7 (3.2) cm] and done 
in  accordance  with  the  guidelines  described  in  permission  2010/561‐1812  from  the  Danish 





placed  in  the  abdominal  cavity  and  the  retracted  organs  restored  to  their  places  of  origin. 
Furthermore, an individual PIT tag (12×2 mm, ISO standard 11784/11785, FDX‐B) was placed in the 
body cavity for  later  identification of the fish. To access the ventral aorta for placing the second 
dummy  probe,  a  0.5‐cm  ventral  incision was made  posterior  to  the  gill  juncture  and  carefully, 
without  disrupting  the  pericardium  or  damaging  any  vessels,  the  dermal  and  sub‐dermal 
musculature  and  connective  tissue were  separated  using  blunt  dissection  tools  to  expose  the 
ventral aorta. The probe was  tunneled under the skin  from  the abdominal cavity  to  the  incision 
above  the ventral aorta  (see Figure 1  for schematic overview of positioning of  the system). The 
wires  from  the  probes were  anchored with  a  single  stitch  of  3/0  silk  suture  in  the  sub‐dermal 
muscle  tissue and  the  two  incisions were closed using  sterile monofilament prolene 3‐0  suture. 
Subsequently  the  cod  was  given  a  subcutaneous  injection  of  0.4  mg/kg  [1  M]  butorphanol 
(Torbugesic , Fort Dodge, Iowa, USA) for postoperative pain relief in addition to an injection with 
10 mg/kg  [1 M] Enrofloxacin  (Baytrilo, Bayer, USA) antibiotics,  to minimize  the  risk of  infection. 
Finally,  to  reduce  incidence of oomycete  infections povidone  iodine powder was applied  to  the 
closed  incision  before  returning  the  fish  to  recovery  water.  The  surgical  procedure  including 
anaesthesia  and  awakening  took  approximately 20 min  for each  fish  and when  ventilation  and 
























The  control  fish  [n=8, body mass  518  (155)  g  and  length  37.1  (2.7)  cm] were  anaesthetized  as 































A. marinus  from  a  single  commercial  batch  (TripleNine, Hvide  Sande, Denmark) were  used  for 
force‐feeding. The energy density of these prey fish was determined by bomb calorimetry [IKA C‐





quickly  thawed  in  running water,  and  those of  similar  total  lengths were  selected.  These were 
subsequently dabbed dry with paper towel and weighed, and  individuals within a mass range of 
9.4‐15.7 g were  chosen  (corresponding  to 2‐3% of  the body mass of  the G. morhua). This  food 
ration was chosen  from  the  largest daily  feeding rates observed  in wild G. morhua.13  In random 
order individual cod were anaesthetized by placing them in 15 l of water containing 0.07 g l‐1 MS‐
222. They were then force‐fed by gently pushing a whole A. marinus, bend on the middle, through 
















































































The  rate  parameter  ρ  depends  on  predator  (total)  length  L  (cm),  temperature  T  (ºC)  and  prey 














that  a  significant  part  of  the meal was  evacuated  from  the  stomach  prior  to  recovery  of  the 
remains. 
G. morhua used  in the present study varied to some extent  in size  (Table 1).   ρLTE was therefore 
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(5).  Before  t‐tests  were  performed  (SigmaStat  version  3.5)  the  assumptions  of  normality 
















was  thus significantly  lower  (P < 0.001)  in  implanted G. morhua compared  to  the control, being 
respectively 4.2×10‐4 (1.2×10‐4) and 9.3 ×10‐4 (1.9×10‐4) (mean [SD]) (Figure 2). Because the effects 
of fish length were accounted for by ρLTE (eq. 5), while temperature end energy density of the prey 




gastric  evacuation  rates  only  constituted  approximately  one  third  (fish with  implants)  and  two 
thirds (control) of this rate (Figure 2), i.e. both being significantly lower (P < 0.001). This difference 
was also reflected in that on average only 21 and 42% (instrumented and control fish, respectively) 



































of  ρLTE  were  however  still  significantly  lower  (7.7  ×10‐4  [1.9×10‐4]  for  implanted  and  7.9×10‐4 
12 
 
[2.8×10‐4]  for  controls)  than  the value of 14.2×10‐4  (1.1×10‐4) obtained  from G. morhua  feeding 
voluntarily on Ammodytes spp. (P< 0.001).1 Again, as described above for G. morhua 2 days post 
recovery,  the  coefficients  of  variation  in  both  of  our  groups  of  fish  were  significantly  higher 
(P<0.001) being 0.24 in surgically implanted fish and 0.35 in the control group (Table II) compared 
to  the value of 0.08 obtained  from G. morhua  that  fed voluntarily.  In contrast  to  the  improved 
evacuation  ability  of  the  surgically  implanted  G.  morhua  following  prolonged  recovery,  the 


















































































The  use  of  biotelemetry  devices  allows  experimenters  to  provide  their  animals  with  long 







was  stabilized  10  days  post  surgery  in  fish  carrying  the  implant  in  the  body  cavity.  Thus  the 
presence of  the  implant per  se did not  seem  to  affect  the  average  gastric performance  at  this 
point. The  fish  in  the present study weighed between 290 and 815g resulting  in  transmitter:fish 































swimming  speed  1  day  post  surgery  compared  to  controls,  whereas  full  recovery  was 
accomplished after 21 days (in‐between evaluations are lacking);21 Although full recovery was not 








by  Andersen1  (Table  II)  compared well with  the  estimate  of  0.098  obtained  from  a  variety  of 
predatory  gadoids  and  their  fish  prey.15  This  variation  probably  reflects  the  inter‐individual 





fish responds differently. An alike  large variability has been observed  in O. mykiss; the  lag phase 
from  force  feeding  until  the  stomach  started  to  empty  varied  between  zero  and  5h.31  As 
anticipated, for the present G. morhua this furthermore resulted in on average 30% lower values 
of ρLTE from control fish compared to the voluntarily feeding G. morhua in the study by Andersen1. 
Studies on  cod using  intragastric  transmitters have  shown  that  if  the  fish  voluntarily  ingest  the 
baited transmitter (in this case a transmitter wrapped in a fillet of herring) high food consumption 
rates  are maintained  in  the  days  subsequent  to  tagging,  in  contrast  to  fish  tagged  by  forced 
insertion (involving handling and anaesthesia) where food  intake was notably  lower for up to 15 


























question  to  investigate  is  thus how  long  it  takes  for  instrumented  fish  to  commerce voluntarily 
feeding following the surgical procedure.   
 
Although  the  primary  intention  of  this  study  was  not  to  focus  on  wound  healing,  this  is  an 
important matter,  not  only  for  ethical  considerations  but  also  because  biotelemetric methods 
enable  long‐term measurements where  open  incisions may  facilitate  internal  infections  and/or 
cause changed behavior and performance thus inflicting data invalidity. Two days post surgery the 
surgically implanted fish had no or only slight signs of inflammatory reaction around the incisions. 





all  the  larger  incision  made  alongside  the  basibranchiale  bone.  These  observations  are  in 
accordance with a previous study  in which G. morhua  (kept at comparable temperatures of 9.5‐
14° C) were surgically  implanted with dummy transmitters  into the body cavity via  incision along 
linea alba .33 In these animals  inflammatory responses begun 5‐7 days post surgery and subsided 
for 4‐8 days with complete wound healing after a total of 24‐34 days. Obviously, the time course 

























will, when  using  a  standard  force  feeding  protocol.  The  results  indicate  that  at  ten  days  post 
surgery the presence of a dual channel dummy telemetric  implant per se did not affect GER but 
that  the  effects  observed  2  days  after  instrumentation  are  due  to  surgery,  post‐surgical  stress 
and/or  the  presence  of  the  implant. Biotelemetry  has  the welfare  advantages  of  allowing  long 
recovery  periods  and  avoiding  the  unnecessary  stress  arising  from  handling  and  confinement, 
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545 (146) 23.6 (0.8) 12.9 (1.8) 8.2 (1.3) 6.83 9
Control fish ten days 
post surgery 
  503 (151) 23.5 (1.3)
 
11.5 (1.4) 7.2 (0.9)
 
6.83 8
. 
 
 
 
Table II. Coefficient of variation (CV) of the basic rate parameter ρLTE obtained from Gadus morhua fed an Ammodytes marinus. Different letters 
indicate a significant difference. 
 
 
 
Surgically implanted G. morhua 
(n=9) 
Control G. morhua   
(n=8) 
G. morhua feeding voluntarily on 
Ammodytes tobianus (n=20) 
(from Andersen1) 
 
Two days post surgery 
 
 0.287
a
 
 
 
0.207
a
  
 
 
0.080
b
 
 
Ten days post surgery 
 
0. 242
a
 
 
 
 0. 348
a
 
 
   
